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Chlorophyll  (chl)  breakdown  occurs  during  leaf  senescence  and  fruit  ripening  processes.  Thereby, 
green chl  is converted  in a multistep pathway to  linear colourless and nonfluorescent tetrapyrroles, 
NCCs that accumulate in the vacuole. Green pigment catabolism enables the remobilization of fixed 
nitrogen  from photosystem proteins. Dephytylation,  an early  and  important  step  in  this pathway, 
increases water solubility of further chl catabolites. The first objective of this work was a re‐examina‐
tion of chlorophyllase (CLH) identity since these enzymes were believed to catalyze phytol hydrolysis 
during  leaf senescence. We concluded  that CLHs are not essential  for dephytylation  in Arabidopsis 
thaliana. This conclusion led to the major goal of my work, the identification of pheophytinase (PPH), 
which  catalyzes phytol hydrolysis  in vivo.  Interestingly, PPH displayed high  specificity  towards Mg‐
free chl pigment (pheophytin) and deficiency of PPH  in an Arabidopsis mutant caused  indefinite re‐
tention of  greenness.  In  summary,  these  investigations proof  that pheophytinase  and not  chloro‐
phyllase plays an  important  role  in chl breakdown during  leaf  senescence and  thus, we propose a 
new order of early chl catabolic reactions.  
In addition, I studied the role of PPH in other instances of chl metabolism such as during fruit ripen‐
ing of tomato. With this project  I tried to elucidate whether chl catabolism  in  leaves and  fruits fol‐
lows the same route. Although little  is known about the fate of chl during fruit ripening, work done 
on citrus, tomato and pepper fruit degreening  indicate the same pathway to be active. Thus, NCCs, 










and  fruits,  and  protein  complex  formation  for  breakdown  intermediate  channelling  at  early  chl 
breakdown. The results of this work considerably improved our understanding of the chl degradation 
process. However, elucidation of the  identity of the Mg‐removing activity and of the role of SGR, a 




























zusammen  in einem Multi‐Protein Komplex agieren, welche Enzyme beteiligt  sind und  in welchem 
Kompartiment der Zelle dieser mögliche Komplex im lebenden Organismus vorkommt. Ich konnte ein 
















most  remarkable developmental phenomena observed  in nature. Bright autumn  colours occurring 
during autumnal senescence of deciduous trees are due to excessive chl degradation, unmasking pre‐
existing  carotenoids  and  de  novo  synthesized  anthocyanins  (Ougham  et  al.  2005). A  total  annual 
turnover of chl is estimated to involve more than one billion tons (Hendry et al. 1987). Along senes‐
cence, an early and  significant  change  in cell  structure  is  the breakdown of  chloroplasts. They are 


































et al., 2009; Schenk et al., 2007). Obtained pheophorbide  (pheide) a  is  further converted  to a col‐
ourless, blue‐fluorescing  intermediate, pFCC,  in  a  two‐step  reaction by  PAO  and RCCR. pFCCs  are 
directly or after further modifications exported from the plastid  (Matile et al., 1992). Further steps 
are  reminiscent of detoxification processes widely occurring  in plants  (Kreuz  et  al.,  1996). Hence, 
pFCCs are activated by hydroxylation and after several modifications (R1‐R3 in Figure 2) imported into 
the vacuole by a primary active  transport system  (Hinder et al., 1996; Frelet‐Barrand et al., 2008). 
Due  to  the acidic vacuolar pH, modified FCCs are  tought  to be  tautomerized non‐enzymatically  to 
their respective NCC isomers (Oberhuber et al., 2003; Hörtensteiner, 2006).  
My work attempted  to advance  the knowledge on  several aspects of  the chl breakdown pathway. 
Namely,  (i)  Clarifying  the  long‐proposed  and  established  in  vivo  function  of  chlorophyllase  (CLH) 
























































and Tanaka, 2005; Hörtensteiner, 2006). Therefore,   b to a conversion  is proposed to be the  initial 
step of chl breakdown (Hörtensteiner, 2006). 
The chlorophyll cycle describes the interconversion between chl(ide) a and b suggested being impor‐





reductase  (NYC1/NOL)  and  a  ferredoxin‐dependent C7‐hydroxy  chlide a  reductase.   Non  yellowing 
coloring 1 (NYC1) and NYC1‐like (NOL) proteins are thought to encode the chl b reductase (Kusaba et 











These divergent  findings are explained by  the possibility  that MCS might act as a  cofactor of Mg‐
dechelatase, working on  its own.   Further attempts on Mg‐releasing activities were done by mem‐
bers of the Shioi lab (Suzuki and Shioi, 2002; Suzuki et al., 2005) where they show that the Mg‐deche‐









ther breakdown products.  It  is widely accepted  that  this hydrolysis  is conducted by chlorophyllase 
(Chlase, CLH) which was first discovered by (Willstätter and Stoll, 1913). In the past, Chlase has been 





by methyl  jasmonate  (MeJA)  treatment and wounding.  In 1999, chloropyhllase genes were cloned 
from different organisms such as from Citrus sinensis fruits (CsCLH1), and from Chenopodium album 
(CaCLH) and Arabidopsis leaves (AtCLH1 and AtCLH2) (Jakob‐Wilk et al., 1999; Tsuchiya et al., 1999).  
Intracellular  localization  is often a key element elucidating enzyme  function and regulation  in vivo.  
This has been a controversial  issue regarding the enzyme Chlase. Different proposed subcellular  lo‐






plastid  transit peptides  (Jakob‐Wilk et  al., 1999; Tsuchiya  et  al., 1999)  leading  to  speculation  that 
some  chlorophyllases  might  be  targeted  elsewhere  in  the  cell  (Takamiya  et  al.,  2000).  These 
controversial findings questioned the involvement of Chlase in chl breakdown (Hörtensteiner, 2006). 





a  chloroplast‐located  and  senescence‐induced  hydrolase widely  distributed  in  higher  plants.  It  is 
catalyzing the hydrolysis of the ester bond of the Mg‐free chl pigment, pheopyhtin (phein), producing 
pheide and phytol. An Arabidopsis mutant (pph‐1) was unable to degrade chl and thus, displayed a 
stay‐green  phenotype.  Moreover,  a  similar  phenotype  is  described  for  the  rice  homolog  (nyc3) 
(Morita et al., 2009). In addition, PPH was identified in a proteome analysis on tomato chromoplasts 
(Barsan et al., 2010) indicating that chromoplasts comprise chl breakdown processes similar to those 
occurring  in  leaves  (Thomas et al., 2009). These data  lead  to  the conclusion  that PPH and not CLH 
plays  an  important  role  in  chl breakdown during  senescence  (Schelbert  et  al., 2009). By  contrast, 
there  is a study on Citrus fruit colour‐break demonstrating that Chlase was  located  in the plastid of 
ethylene‐treated  fruit  peel  (flavedo)  tissue  in  Citrus  limon  (Azoulay  Shemer  et  al.,  2008).  Chlase 
accumulation was negatively correlated with chl quantity at the cellular level.  
Whether PPH and Chlase have distinct roles and whether various tissues evolve different types of chl 












mutant  seedlings, being defective  in  tocopherol biosynthesis. Moreover, heterologously expressed 












The first  linear tetrapyrrole detectable  in the chl breakdown pathway  is the primary fluorescent chl 
catabolite (pFCC). pFCC  is generated by the oxidative cleavage and reduction of pheide a by the ac‐





























PAO displays high activity during  senescence even  though basic activity  levels are detected before 
the onset of senescence (Pružinská et al., 2003; Roca et al., 2004; Yang et al., 2004; Pružinská et al., 
2005). Further, PAO was suggested to be associated with the envelope of gerontoplasts (Matile and 








2003).  Further,  RCCR  is  related  to  a  family  of  Fd‐dependent  bilin  reductases,  widely  distributed 
among  higher  plants  and  related  proteins  are  found  in  cyanobacteria  (Frankenberg  et  al.,  2001; 
Sugishima et al., 2009). It has been shown that in the coupled reaction of PAO and RCCR, one of two 
possible  C1  epimers  of  pFCC,  either  pFCC‐1  (Mühlecker  et  al.,  1997)  or  pFCC‐2  (=1‐epi‐pFCC) 
(Mühlecker et al., 2000) is produced, depending on the plant species employed as a source of RCCR. 
The suggestion that the stereospecific action of RCCR is uniform within a plant family (Rodoni et al., 
1997) could be confirmed by  screening of 60 plant  species  (Hörtensteiner et al., 2000). This  study 
displayed that indeed genera and species of the same family produce the same isomer. For example, 







functionally  complemented with  AtRCCRs  exhibiting  alternative  specificities  displayed  that  down‐
stream products, FCCs and NCCs followed the specificity of the complementing RCCRs. A recent study 
on the crystal structure of RCCR displayed that F218  is  located on the  inner side of the putative sub‐
strate‐binding  pocket,  implying  that  substitution  of  this  residue  changes  the  shape  of  the  pocket 
(Sugishima et al., 2009).  Indeed, determination of  the crystal structures of RCC‐bound AtRCCR and 




In contrast, when chemically synthesized RCC  (Kräutler et al., 1997)  is  incubated with RCCR  in vitro 
stereospecificity  is  lost and both  stereoisomers are  formed,  suggesting an  influence of PAO or an‐
other factor (Rodoni et al., 1997). Indeed, RCC in not accumulating in vivo and only traces are detect‐
able  in vitro  in  respective assays  (Rodoni et al., 1997). Moreover, biochemical  interaction between 
PAO and RCCR was demonstrated in a bacterial two‐hybrid screen (Pružinská et al., 2007). Therefore, 
it is highly likely that RCC is reduced by RCCR without release from PAO (Hörtensteiner, 1999).  
RCCR  is a single‐copy gene  in Arabidopsis constitutively expressed at all stages of  leaf development 
(Pružinská  et  al.,  2005).  RCCR  protein  can  be  imported  into  chloroplasts  in  vitro  (Wüthrich  et  al., 
2000) and  localizes  to chloroplasts  in mature  leaves  (Mach et al., 2001).  In young seedlings and  in 
response to stress,  it  is  localized partially to both chloroplasts and mitochondria (Mach et al., 2001; 
Yao et al., 2004; Yao and Greenberg, 2006). However, localization in non‐photosynthetic tissue and in 
mitochondria  implies  other  function  of  RCCR  (Yao  and  Greenberg,  2006).  Thereby,  a  role  of 
RCCR/ACD2  in cell death control  triggered by Pseudomonas  syringae   and protoporphyrin  IX  treat‐
ments was discussed (Yao et al., 2004).  
2.1.7 Membrane transport, modifications and final storage 
Due to the  identification of NCCs    in the vacuole, a transport of chl catabolites  from the senescing 










deficient  lines  (Pružinská et al., 2007). This might be explained by  the similar conformation of RCC 
and FCC, both being  linear tetrapyrroles, hence acting as substrates. The mammalian ABCG2 trans‐
porter, also termed breast cancer resistance protein 1 (BCRP1), was shown to be  involved  in extru‐














actions,  found  in NCCs of  all  investigated  species or  ii)  species‐specific modifications  restricted  to 
three positions at peripheral side chains (R1‐R3  in Figure 2, for review see Hörtensteiner, 2006). Hy‐
droxylation at C82 and final isomerization of FCCs to NCCs in the acidic vacuole sap are present in all 
species whereas  the  dihydroxylation  of  the  vinyl  group  of  pyrrole  A  (R1),  a  glucosylation  and/or 
malonylation at position R2 and C132 demethylation (R3) occur in a species‐ specific manner. Addition‐






formation  has  been  suggested  (Hörtensteiner,  2006)  but  cytosolic  localization  (Shioi  et  al.  1996) 
pointed  this modification  reaction  to occur on  the  level of FCCs.  Indeed, AtPPD was  located  in  the 
cytosol when  fused  to GFP and both, pFCCs and pheide served as substrates when  incubated with 







Vacuole import  A  primary  energized  transport  across  the  tonoplast  of  barley  vacuoles  has 
been demonstrated  for Bn‐NCC‐1  (Hinder et  al., 1996). Rather unexpectedly,  the  transport of Bn‐
NCC‐1 was  strongly  inhibited by  the barley‐specific  catabolite, Hv‐FCC‐2. These  findings  raised  the 
possibility that FCCs rather than NCCs are transported across the tonoplast in vivo and conversion to 
NCCs occurs within  the vacuole. This  suggestion was  supported by  the  findings of a nonenzymatic 
reaction accounting for the formation of NCCs (Oberhuber et al., 2003).  
Two members of  the multidrug  resistance‐associated protein  (MRP)  subfamily of ATP binding  cas‐
sette  (ABC)  transporters,   AtMRP2 and AtMRP3, were capable  to  transport NCCs  (Bn‐NCC‐1) when 
expressed  in  yeast  (Lu et  al., 1998; Tommasini et  al., 1998).  In  addition,  a  recent  study proposed 
AtMRP2 being  involved  in  chl degradation  since AtMRP2 expression  level  is  induced during  senes‐
cence and ethylene‐treated rosettes of atmrp2 mutants showed reduced senescence (Frelet‐Barrand 
et al., 2008). Moreover, vacuolar uptake studies demonstrated that AtMRP2 contributes significantly 
to overall organic anion pump activity  in vivo. Taken  together  it can be hypothesized  that AtMRP2 
acts as a vacuolar transporter for chl catabolites. However, since a high number of ABC transporters 
are encoded  in  the Arabidopsis genome  (Sanchez‐Fernandez et al., 2001) and  their multi substrate 
acceptance causes difficulties identifying respective transporters, it is likely that several transporters 
are involved in FCC translocation over the tonoplast. 





species such as  tobacco and spinach, NCC  levels are decreasing  towards  late  stages of senescence 





into  low‐molecular‐weight  compounds. Whether  a  further  degradation  of NCCs  is  coordinated  or 
represents unspecific oxidation reactions which happen after loss of tissue integrity, remains unclear. 
Recently,  accumulation  of  persistent  FCCs which  are modified  at  C173 were  discovered  in  banana 









such  as Arabidopsis,  tomato, Nicotiana  and  Populus  and  in monocotyledons  including major  crop 
plants  (for  review see  (Hortensteiner, 2009). Stay‐greenness can,  in  respect of  retention or  loss of 
photosynthetic activity, be  classified  into  two  categories:  functional and non  functional  (cosmetic) 
stay‐greens (Thomas and Howarth, 2000). Functional stay‐greens display a delayed initiation (type A) 





















research.  It all  started with a mutant  study  in Festuca pratensis  (Thomas, 1987), where photosyn‐
thetic proteins remained stable although photosynthetic activity was reduced (Thomas et al., 1992). 
The gene was termed SID (senescence‐induced degradation). Introgression of the sid locus of Festuca 




the Arabidopsis gene At4g22920 having a  senescence  specific expression pattern  (Zimmermann et 
al.,  2004)  and  its  loss  of  function  conferred  stay‐greenness  (Armstead  et  al.,  2007).  Independent 
analysis of two rice sgr mutants (Jiang et al., 2007; Park et al., 2007) and the Arabidopsis nye1‐1 mu‐
tant  (Ren  et  al.,  2007)  further  identified  orthologous  genes  being  responsible  for  the  stay‐green 
character. These  findings paved the way  for  identifying genetic  lesions of  further mutants with de‐






down by a  catalytic activity  (Park et al. 2007) or Mg‐dechelating  substance  (Hortensteiner, 2009).  
















In  conclusion,  stay‐green  genes  encode members  of  a  new  family  of  chloroplast‐located  proteins 







were  selectively  retained  during  senescence.  Therefore, mutants  displayed  a  cosmetic,  non‐func‐
tional type C stay‐green phenotype with no lesions formed. Immunoprecipitation experiments dem‐
onstrated NYC1 and NOL interaction in vitro (Sato et al., 2009). Since chl b plays an important role in 





Pheophytinase (PPH)    The  Arabidopsis  pph‐1 mutant  being  impaired  in  dephytylation  of 
Mg‐free chl pigment (phein) during  leaf senescence displayed a stay‐green phenotype,  in which se‐
nescence  parameters were  uncoupled  from  chl  breakdown.  Therefore,  pph‐1  represents  another 
example of a cosmetic, non‐functional type C stay‐green mutant. Although pph‐1 accumulated phein 
a, a  lesion‐mimic phenotype could not be detected  (Schelbert et al., 2009). This  is  in contrast with 
pao1/acd1 and acd2 mutants accumulating potential phototoxic chl catabolites such as pheide a and 
RCC (Pružinská et al., 2005 and 2007). This might be explained by the fact that either phein a accu‐
mulation  is moderate  and does  therefore not provoke  cell death or phein  a phototoxicity  is pre‐
vented by its binding to LHCs. A similar phenotype was described for a rice mutant (nyc3) defective in 
the orthologous gene (Morita et al., 2009). 














Leaf  senescence  is  a  developmental  process  comprising  structural  changes  such  as  the  transition 
from chloroplasts to gerontoplasts, and biochemical processes such as the catabolism of macromole‐
cules including chl. Senescence as the name implies, usually occurs at the end of the life of a leaf and 
could be  classified as a  type of programmed  cell death  (Ougham et al., 2005). But,  senescence  in 
plants has properties that distinguish it from other cell death processes. In fact, plant senescence is 
reversible and can  rather be seen as a differentiation event  (Thomas et al., 2003). Senescence ap‐




tent,  37%  of  the  carbon  content  and  significant  amounts  of  phosphate,  potassium,  sulphur  and 
micronutrients  (Himelblau and Amasino, 2001). As  little CO2 assimilation occurs during senescence, 
respiration  can  result  in a net  loss of C. Whether mobilization or  respiration or both  causes a de‐
crease  in observed C  levels  is unclear. Chl degradation  is part of this complex process and becomes 
activated on the onset of senescence.  





quence  breakdown  and  remobilization  processes  are  initiated.  Nucleus  and mitochondria  remain 
intact until the final stages of leaf senescence enabling senescence‐associated gene (SAG) expression 
and respiration. 
Whereas  chromoplasts  are  typical  forms  of  chl‐free  plastids  in  flowers  and  fruits,  transition  of 
chloroplasts  into chromoplasts or gerontoplasts  is comparable  in respect of chl breakdown and the 
disassembly of thylakoids. But chromoplast differentiation is distinguished by the incorporation of a 
set of new proteins for de novo synthesis of carotenoids (Camara et al., 1995).  
More  than  800  genes  show  increased  transcript  levels  during  developmental  leaf  senescence  in 





most  individual SAGs did not exhibit  significant effects on  the  initiation and/or progression of  leaf 
senescence when  inactivated or overexpressed alone  (He et al., 2001). Recently,  increasing efforts 
have been made identifying senescence‐regulating genes in Arabidopsis by analyzing the expression 
patterns of various  transcription  factors  (TF). The NAC and WRKY  transcription  factors, such as At‐









tion of  cytokinins delays  leaf  senescence  in Arabidopsis  and other plants. Transgenic  tobacco  and 
lettuce plants harbouring a  cytokinin‐producing  system under  the  control of a  senescence‐specific 
promotor  showed  delayed  post‐harvest  leaf  senescence  (Ori  et  al.,  1999).  In  contrast,  ethylene, 
methyl jasmonate, brassinosteroids and salicylic acid are known to promote signs of senescence (Gan 
and Amasino, 1997). Ethylen has  long been  known  to be  an endogenous  regulator of  senescence 
being  involved  in  fruit  ripening,  flower and  leaf senescence. For example, ethylene‐insensitive mu‐
tants in Arabidopsis, etr1 and ore3, exhibited a measurable delay in the initiation of leaf senescence 
(Oh et al., 1997). In Citrus, CLH1 expression is highly upregulated by ethylene (Jakob‐Wilk et al., 1999; 
Azoulay  Shemer  et  al.,  2008)  and  AtCLH1  levels  increase  under MeJA  treatment  (Tsuchiya  et  al., 
1999). Additionally, transgenic tomato that have reduced ethylene synthesis trough expression of a 






even though  it  is uncoupled from the photosystem machinery. As a consequence, singlet oxygen  is 








In plants,  lesion mimic mutants  that accumulate  large quantities of chl  intermediates are  showing 
dramatic  consequences  of  the  phototoxic  ability  of  these  intermediates.  This  is  contrary  to  stay‐
green mutants  such as nye1, pph‐1 or nyc1/nol which are defective at early  steps of  the pathway 
where chl  is almost completely embedded  in chl‐photosystem complexes. The  lesion mimic pheno‐
type  largely  resembles  the  localized  necrosis  occurring  during  a  hypersensitive  response  (HR)  
(Lorrain et al., 2003). In some  lesion mimic mutants  like  les22  in maize (Hu et al., 1998) or mutants 
displaying defects  in steps of chl biosynthesis  (Grimm, 1998)  free porphyrin  is accumulating  in  the 
cells. Related phenotypes occur  in humans suffering of diverse types of porphyria, a photosensitive 
dermatosis (Ajioka et al., 2006), most of which are due to a specific defect in heme biosynthesis. 
pao1/acd1  and  acd2 were  isolated  from  a mutagenesis  screen  for  plants  showing  a  lesion mimic 
phenotype earlier then wild‐type upon pathogen infection (Greenberg and Ausubel, 1993; Greenberg 
et al., 1994) both mutants accumulate  large amounts of  reactive oxygen  species  (ROS), being  sug‐
gested to largely contribute to the lesion formation (Gray et al., 2002). In the case of pao1, pheide a 
accumulation was  clearly  shown  to  induce  cell death  (Pružinská  et  al.,  2003;  Tanaka  et  al.,  2003; 
Pružinská et al., 2005). In acd2‐2, RCC accumulation was shown to be positively correlated with the 




lular  compounds,  including proteins, nucleic acids and  lipids. A  remarkable amount of 20% of  the 
cellular nitrogen is bound in photosystem protein complexes; whereas only 2% is contributed by chl 
(Hörtensteiner, 2006). During  leaf  senescence nutrients  are mobilized  to  seeds,  storage organs or 
new vegetative growth (Himelblau and Amasino, 2001). Therefore, chl degradation can be seen as a 























































































































































































































senescence  in Arabidopsis, pheophytin pheophorbide hydrolase  (pheophytinase, PPH)  (Schelbert et 
al., 2009;  see 4.1.2). PPH  is a plastid‐localized  α/β hydrolase‐fold  family protein with an esterase/ 
lipase motif. The absence of the gene product  led to a non functional stay‐green phenotype during 
senescence with  an  indefinite  high  retention  of  chlorophyll  up  to  80%. While  recombinant  Citrus 
chlorophyllase  (CsChlase1)  accepted  both,  pheophytin  (phein)  and  chlorophyll  (chl)  as  substrates, 
AtPPH  displayed  a  clear  and  only  pheophytin‐hydrolyzing  activity  in  vitro  employing  E.  coli  crude 
extracts of  soluble proteins. A phylogenetic  analysis of PPH‐related proteins displayed  that AtPPH 

























Step  III: Anion exchange  chromatography  (AEX) A 1 ml HiTrap Q HP  column  (GE Healthcare) was 





























Transesterification: The assay  (total volume of 40 µl)  consisted of 2  μl MBP‐∆AtPPH or CsChlase1 















cleaves at  the  specific  cleavage  site  located between  the  two proteins. The  resulting  fraction was 





















purified   ∆AtPPH showed highest activity at  the  temperature of 34 °C and activity was significantly 
decreased below 25 °C and above 45 °C (Figure 6 A). PPH had been shown to accept both phein a and 
phein b as substrate (Schelbert et al., 2009). To determine Km values, both substrates were analyzed 
separately.  Pheide  a  resp.  b  formation  as  a  function  of  phein  a  resp.  b  concentrations  followed 






these  two esterases are able  to  form  the methylester of pheide  (pheide a‐Me) under  the applied 
conditions. Surprisingly, 63 % of  the product produced by CsChlase1 was esterified whereas  in  the 
assay with AtPPH only a marginal amount of 2 % was esterified  (Figure 8). Moreover, AtPPH trans‐














































which  indicates  that  the  AtPPH most  probably  does  not  have  an  additional  function  as  a  trans‐
esterase.  
These analyses provide first insights into kinetic properties of AtPPH but at the same time raise new 
issues  for  further work  to be done on  the biochemical characterization of AtPPH. For example, an 
assay providing pheide a‐Me as substrate could reveal, whether substrate specificity towards phein is 
only determined by the porphyrin‐ring. In addition, inhibitory effects of chl on the phein hydrolyzing 






















Colour variants of many  fleshy  fruit‐bearing species such as  tomato and bell pepper have been se‐










no accumulation of  known  chl  catabolites.  Sequence analysis of  the  SGR  locus  responsible  for  chl 
retention in diverse species, was not altered from the wild type sequence. This was also the case for 
the PPH gene of nan  (unpublished  results). Thus, nan displays a novel  stay‐green mutant with un‐
known molecular basis.  








amino acids, carotenoids or  from  fatty acid metabolism  (Goff and Klee, 2006). Beside these known 
pigments  functioning as visual  indicators  for  seed dispersing  fauna, a  recent  study on  ripening ba‐
nana peels proposed chl catabolites serving as visual  indicators of the ripening stage  (Moser et al., 















way  stresses  this  assumption  (Thomas  et  al., 2009). Recently, we  could  convincingly demonstrate 
that AtCLHs are not essential for leaf senescence but a new type of esterase, PPH, plays an important 
role  in chl breakdown during  leaf senescence  (Schenk et al., 2007; Schelbert et al., 2009).  Interest‐
ingly, a proteome analysis on red fruit chromoplasts of tomato revealed the presence of PPH (Barsan 
et al., 2010). By  contrast,  there are  studies on Citrus  fruit  colour‐break demonstrating  that Chlase 
was  located  in  the plastid of ethylene‐treated  fruit peel  tissue  in Citrus  limon  (Harpaz‐Saad et al., 
2007; Azoulay‐Shemer et al., 2008). Chlase accumulation was negatively correlated with chl quantity 
at the cellular level. 
Thus,  it needs  to be demonstrated whether various  tissues evolved different  types of chl degrada‐























After  restriction digest with EcoRI,  the  fragment was  cloned  into pMAL‐c2  (New England Biolabs), 










motor  (Pear  et  al.,  1989) were  produced.  The  gene  constructs were  excised  from  the  pHannibal 
constructs  by  NotI  and  cloned  into  pGreen0029  (Hellens  et  al.,  2000).  For  the  overexpression 
construct,  SlPPH  full‐length  cDNA was  cloned  into pGreen0029 by NdeI  and  EcoRI harbouring  the 






Seed  sterilization was performed with 1.2 %  sodium hypochlorite  for 15 min. Seeds were  rinsed 3 












glucose,  0.1 mg/l  zeatin,  1 mg/l  folic  acid,  2 mM MES‐KOH  pH  5.6‐5.7  and  8g/l  agar)  for  shoot 




Total RNA was  extracted  from  leaf  tissues  and  the  flavedo of  fruits using  TRIzol  according  to  the 



































the  following  ESTs  (in brackets positions of  the  coding  sequence):   BW689698  (1‐483), BP887030 
(484‐830), BP881587  (831‐1237) and AW930541  (1238‐1770). Homologs of PPH were  identified by 
blastp searches at NCBI. Sequence alignment was performed by ClustalW using the program BioEdit 





sativa  (Os): OsPPH, 115467988  (Os06g0354700); Ostreococcus  tauri  (Ot): OtPPH, 116000661; Phy‐
scomitrella  patens  (Pp):  PpPPH,  168018382;  Populus  trichocarpa  (Pt):  PtPPH,  224106163;  Ricinus 













clined with senescence progression  in wild type  leaves but not  in gf where chl was retained at high 
levels  (Figure  9C).  Semi  quantitative  RT‐PCR was  performed  on  natural  senescing  leaves  and  the 
flavedo of tomato fruits. SlPPH expression was up‐regulated at the onset of  leaf senescence  in wild 
type and gf (Figure 9D). This data is in line with PPH expression analysis in Arabidopsis leaves (Schel‐














































The  enzymatic  activity  of  SlPPH was  examined with  a  truncated  version,  devoid  of  the  predicted 
chloroplast transit peptide (∆SlPPH), as a maltose binding protein fusion (MBP‐∆SlPPH) in E. coli. The 




pigment,  phein,  since  the AtPPH  also  displayed  this  specificity.  Indeed,  recombinant MBP‐∆SlPPH 
converted phein a/b to pheide a/b by cleaving of the lipophilic phytol chain (Figure 11B and C). The 







Figure 11 Analysis of  recombinant PPH of  tomato.  (A) Coomassie blue‐stained SDS‐PAGE gel of E.  coli  cells 




markers (kD) are  indicated at the  left. (B) HPLC analysis of assays employing soluble E. coli  lysates expressing 
MBP‐∆SlPPH with chl as major substrate. Small amounts of phein a that are present in the assay, are due to chl 
that has lost the central Mg atom. HPLC traces at A665 after 60 min of incubation at 34 °C are shown. Note that 
only  small amounts of dephytylated  chl  (chlide a/b) were  formed although  chl was present  in  large excess. 
Arrows indicate substrates and respective dephytylated products. (C) Formation of pheide a and chlide a from 
phein  or  chl  used  as  substrate  in  assays  with  MBP‐∆SlPPH  in  a  time‐  dependent  manner.  Assays  were 






To  study  the  role  of  PPH  during  fruit  ripening  in  tomato,  PPH  expression was  increased  and  de‐
creased, respectively, with the aim to accelerate and suppress the kinetics of chl breakdown. For this 
purpose,  tomato  cotyledons were  transformed  and  plants  regenerated  from  calli  that  harboured 
either an PPH over‐expression construct under the control of the CaMV 35S promotor (35S::SlPPH) or 




















































pathway  in  leaves which  excludes  chlorophyllases  (Schenk  et  al.,  2007;  Schelbert  et  al.,  2009).  It 




In this study I confirmed that PPH expression correlates with  loss of chl  in  leaf senescence and fruit 
ripening of tomato. PPH is located in the chloroplast and recombinant protein shows pheophytinase 
activity  in vitro, with  intriguing  substrate  specificity  towards  the Mg‐free pigment, phein. Whether 
silencing of PPH expression results  in a stay‐green  leaf phenotype with fruits that ripen to a brown 
colour, remains to be demonstrated. From our data we conclude that PPH most probably is involved 













Identification of protein  interactions often provides  insight  into protein function, and many cellular 





in chl breakdown might also act  together  in protein complexes  to avoid accumulation of photody‐
namic chl catabolites which are known  to  lead  to oxidative damage upon exposure  to  light.  In  line 
with this possibility, biochemical interaction between PAO and RCCR was demonstrated in a bacterial 






PAO‐GFP  fusion analysis and  immunoblot analysis of chloroplast membrane  fractions. Thereby, the 
data show  that PAO  localizes  to  the  thylakoid membrane not  the envelope  (Hörtensteiner  lab, un‐
published results). NYC1 and NOL encoding chl b reductases were shown to co‐localize  in thylakoid 
membranes facing the stromal side where they act in the form of a complex (Sato et al., 2009). Fur‐
thermore,  co‐immunoprecipitation  experiments  displayed  that  rice  SGR  specifically  interacts with 
LHCII subunits in vivo (Park et al., 2007).  
In the present  investigation I attempted to define,  if  individual protein components that function  in 















Full‐length cDNA  sequences were obtained  from  the RIKEN  resource  (Seki et al., 2002). Full  length 
cDNAs  of  respective  proteins  i.e.  PPH  (At5g13800),  PAO  (At3g44880),  SGR1  (At4g22920),  RCCR 





























and  the  emission  signal was  recovered  between  525  and  565  nm.  CP12‐YFPn  and  phosphoribulo‐
kinase  (PRK‐YFPc) constructs where used as a control  for plastid co‐localization. Both proteins par‐
ticipate  in  the Calvin cycle and were shown  to  interact  in a yeast  two‐hybrid system  (Wedel et al., 




















in  three  independent experiments. Moreover,  interaction could be shown  for different protoplasts 






proteins  such  as  CP12  or  PRK,  produced  no  or  only  background  fluorescence  (data  not 


















haemaglutinin  tag;  MCS,  multiple  cloning  site;  35S,  35S  promoter  of  the  cauliflower  mosaic  virus;  NosT, 
terminator of  the Nos gene; YFPn, N‐terminal  fragment of YFP  covering amino acids  (aa) 1  to 154; YFPc, C‐
terminal fragment of YFP covering amino acids 156 to 238. (C) Arabidopsis mesophyll protoplasts used for co‐
transformation before  (0ddi) and after 4 d of dark‐induced senescence  (4ddi). Note that at 4ddi, protoplasts 










Figure  15  Detection  of  subcellular  localization  of  protein  complexes  by  BiFC. BiFC  visualization  of  (A) 
PAO/RCCR, PAO/SGR and PAO/PPH,  in transiently transformed Arabidopsis mesophyll protoplasts after 4 d of 
dark‐induced senescence. (B) PPH/RCCR and PRK/CP12 and (C) NYC1/NOL interactions. For some interactions, 















The  idea about the need to shield potentially phototoxic  intermediates of chl breakdown from  light 
excitation indicated that chl catabolic enzymes might act in complexes. For analyzing such complexes 
in living cells, several methods have been developed. Among them, the yeast two‐hybrid system has 
significantly  advanced  the  speed  and  extent  of  protein  interaction  studies. However,  this  system 
bears  intrinsic  limitations as for example systematic  ‘false‐positive’ and  ‘false‐negative’  interactions 
and, moreover,  usually  combines  protein  pairs  in  a  heterologous  environment  (Fields  and  Song, 
1989; Stephens and Banting, 2000). The most widely used approach for the visualization of protein 
interactions in living cells is fluorescence resonance energy transfer (FRET) between spectral variants 




plant  cell.  Several  restrictions  inherent  to  interaction  approaches  in  heterologous  systems  (e.g. 
yeast),  as  for  instance missing  plant‐specific  post‐translational  protein modifications  or  incorrect 
subcellular localization, are overcome by BiFC.  





PAO, RCCR and PPH  formed at  sites of active  chl breakdown at  the  thylakoid membrane provides 
catabolite channelling between different enzymes of early chl breakdown reactions. Thus, green chl 























findings of  this project. A putative multi‐protein complex  is composed of  four proteins, SGR, PAO, RCCR and 
PPH,  acting  at  LHC  complexes  in  the  thylakoid membrane.  A  second  complex  consisting  of NYC1  and NOL 
probably acts  independently. The route of chl breakdown  is  indicated by blue arrows and  involved enzymatic 
steps are labelled by numbers. Note that the chl catabolite intermediates formed during breakdown are either 
embedded  in  the  thylakoid  structure or  retained  in  the multi‐protein  complex until nontoxic,  linear primary 




















leaf senescence  in vivo  (Schenk et al., 2007). AtCLHs displayed cytosolic  localization when  fused  to 
GFP. Additionally, clh1 and clh2 single and double knockout  lines degraded chl similar  to wild  type 
during dark  induced senescence. More  recently, we  identified an alternative hydrolase, pheophyti‐
nase  (PPH)  (Schelbert  et  al., 2009). PPH  is  a  chloroplast‐located  and  senescence‐induced  esterase 
catalyzing the hydrolysis of the ester bond of the Mg‐free chl pigment, phein, producing pheide and 
phytol. An Arabidopsis mutant  (pph1) was unable  to degrade  chl and  thus, displayed a  stay‐green 
















Arabidopsis thaliana ecotype Col‐0 was used as the wild type. T‐DNA  insertion  lines were  from the 






pao‐1  N14‐RP    5`‐GGCTCACCTGACGCTTGGTTA‐3`  
  N14‐LP    5`‐CGACGGTGACAATTCAAAGGG‐3` 
clh1‐1  RP2    5`‐ACGTTAAGATATGCGGATCGG‐3` 
  LP    5`‐GCATGGTTACATTCTTGTAGC‐3` 
























trifugation,  supernatants  were  analyzed  by  reversed‐phase  HPLC  as  described  (Pružinská  et  al., 


















2001).  Subsequently,  the  chimeric  fragment  was  excised  with  SpeI  and  cloned  into  pGreen0179 





A  SacI/EcoRI‐fragment  from  the  chimeric  construct  (pCR2.1_ProPPH:TPPPH‐CLH1HA) was  cloned  into 
pBluescript.  [35S]‐Met‐labeled  TPPPH‐CLH1HA was  synthesized with  the  TNT  T7 Quick  Coupled  Tran‐
scription/Translation  System  (Promega).  Intact  chloroplasts of 3‐week‐old Arabidopsis plants  (eco‐
type Col‐0) grown on ½ MS plates were  isolated as published  (Schelbert et al., 2009). PPH  import 




















bated  in the dark for 2.5 d to  induce senescence. Excised  leaf discs, floated  in water, were then re‐
exposed to light for up to 4 h. Leaf discs stayed intact in wild type, pph‐1 and clh1‐1 (Figure 18B). By 
contrast, cell death was measured  in pao‐1,  the double and  the  triple mutants. Under  the applied 
conditions, pao‐1 reached entire cell death at 2 h after re‐exposure to light, while the double mutant 














Figure 18  Impact of CLH1  in  leaf  senescence.  (A) Phenotype  in  leaves of different mutant  lines after 5 d of 













2009). To  further  investigate  the  role of CLH1 during  chl breakdown, pigment  composition of  the 







No green  chl  catabolites were detected  in  the wild  type  (Col‐0) and  clh1‐1 where  the breakdown 
pathway is not blocked (Figure 18C and D) (Schenk et al., 2007). By contrast, pheide a content in pao‐
1 was fairly high at 3 d of dark induced senescence with no prominent increase after 5 d (Figure 18C 
and D),  indicating  that  chl  catabolite accumulation  at 3 d  is high enough  to provoke maximal  cell 
death. Thus, analysis of  catabolites at 5 d  is negligible. Surprisingly, pheide a was detected  in  the 
double and  triple mutants although at  smaller amounts compared  to pao‐1. Phein a accumulation 
was detected as expected  in all mutants being deficient  in PPH. Yet,  levels were higher  in the triple 




The Arabidopsis CLH1 was previously shown to  localize to the cytosol and not being  involved  in chl 
breakdown during  leaf senescence (Schenk et al., 2007). To further emphasize the assumption that 
CLH1 is not essential for chl breakdown in vivo, CLH1 was mistargeted to the chloroplast. Thereby, a 
chimeric construct under  the control of  the PPH promoter was engineered  (Figure 19A) and  intro‐
duced into the plant expression vector pGreen0179. Arabidopsis wild type and different mutant lines 






















the PPH promotor.  (B) Transgenic plants harbouring  the  transgene. A  light‐sensitive pale phenotype was al‐






















digest  surface‐bound  and  nonimported  precursor.  To  determine  the  subchloroplast  CLH1HA  localization, 
chloroplasts without TL treatment were lysed and separated into stroma (S) and membrane (M) fractions. kD, 














cepted  (Schenk et  al., 2007;  Schelbert et  al., 2009) Nevertheless,  the new pathway  involving PPH 
might be accompanied by additional minor activities that convert some chl to pheide. We aimed to 
dissect  this assumption by analyzing  the pigment composition of different mutant  lines  including a 
pph‐1 pao‐1 clh1‐1 triple mutant. The most striking observation was the detection of pheide a in the 





this assumption  is  in  contrast with  the proposed  localization of CLHs  in  the  cytosol  (Schenk et al., 
2007). Moreover, retarded growth and affected chl metabolism  in transgenic plants harbouring the 
chimeric  gene  construct  (Figure  19B)  strongly  support  that  CLH1  has  no  physiological  role  in  the 
chloroplast in vivo. Accordingly, CLHs would not have access to early chl breakdown reactions which 
occur within  the chloroplast. Only  for CLH2, a majority of available servers  that predict subcellular 
localization of plant proteins  (Schwacke et al., 2004)  indicate a plastidial  localization  (Schenk et al., 
2007). CLH2 was shown to be constitutively expressed at a  low  level throughout  leaf development, 
unaffected  by  either  stress  or  senescence  (Tsuchiya  et  al.,  1999;  Benedetti  and  Arruda,  2002). 





























During my PhD,  I  studied different aspects of chl  catabolism.  I  focussed on  the phytol hydrolyzing 
activity that is an early reaction of the chl breakdown pathway during leaf senescence and fruit rip‐
ening  processes.  Additionally,  I  investigated  a  possible  degradation‐complex  consisting  of  several 
enzymes  involved  in early chl breakdown, demonstrating a possible way  to channel phototoxic chl 
intermediates through several catabolic steps.  
The  chl  breakdown  pathway  has  been  elucidated  in  recent  years  (Hörtensteiner,  2006)  and most 
catabolites and enzymes  involved  in chl breakdown were already well described when  I started my 
thesis. Nevertheless, a  re‐examination of Arabidopsis CLHs  function  revealed  that CLHs are not es‐
sential for chl breakdown and own investigations proposed PPH to catalyze phytol hydrolysis during 
leaf  senescence  in vivo  (Schenk et al., 2007; Schelbert et al., 2009). These  findings questioned  the 
long‐proposed in vivo function of CLHs and suggested a revision of the route of early reactions of chl 
breakdown. However, the degradation path involving PPH is suggested to be accompanied by limited 
participation  of other hydrolases  that  convert  some  chl  to pheide. Own  investigations on AtCLH1 
demonstrated cytosolic localization and transgenic lines harbouring a chimeric gene construct, which 
delivers  CLH1  into  the  chloroplast,  were  severely  affected  in  growth  (Figure  19)  indicating  that 
AtCLH1 most probably does not play a physiological role  in early chl breakdown that  is executed  in 
the gerontoplast. On the other hand, AtCLH1 is proposed to be involved in other instances of chl ca‐
tabolism such as during pathogen defence (Kariola et al., 2005). Thereby, AtCLH1 might be involved 




done on  fruit degreening. Among  them, SGR protein was  identified as being  involved  in chl break‐






theless,  further  investigations on chl breakdown‐related enzymes,  such as PAO, could,  in addition, 
substantiate the idea of the same pathway functioning in leaves and fruits. 











channelling of  the chl  intermediates  leading  to a safer processing of  the phototoxins and may also 
facilitate regulation of degradation. Even though my studies were performed in a native environment 
using  the BiFC  system,  additional  studies using other  techniques  such  as  yeast  two‐hybrid or pull 
down assays could substantiate my findings. 
Although chl breakdown is well understood and most enzymes and intermediates functioning in the 










as the D1 subunit (Vavilin et al., 2005)  it  is possible that chl  is temporarily stored during PSII repair. 
Recent work from the Vermaas group has suggested, based on labeling studies for chl metabolism in 
Synechocystis  sp  PCC  6803,  that during  turnover  the phytol  tail of  chl  a is  removed  and  that  the 
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